
















(MHS‐SPME)  followed by gas  chromatography  and mass  spectrometry  (GC‐MS)  approach was 
developed and employed to identify and quantitatively estimate key volatile organic compounds 
(VOCs)  representative  in  white  sturgeon  (A.  transmontanus)  caviar  at  five  different  stages  of 
ripening: raw eggs (t0), after 60 days (t1), 120 days (t2), 180 days (t3), and 240 days (t4) of ripening. 
The method  showed  the  ability  to  detect  and  estimate  the  quantity  of  25  flavour  compounds, 
without  any  severe  alteration  of  the matrix before  the  analysis  and  in  a  short  time. The VOCs 
detected as representative in caviar samples were primarily aldehydes and alcohols, already well 
known  as  responsible  of  fresh  fish  and  seafood  flavours,  and  mainly  deriving  from  lipid 
peroxidation processes and microbial activity against lipids and amino acids. We found a significant 
(p < 0.01)  increase  in  the amount of  total aldehydes within  t0  (29.64 ng/g) and  t4  (121.96 ng/g); 
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from  the  sample headspace  (HS). The extracted compounds are  then desorbed and  separated by 
HPLC or GC, often coupled with mass spectrometry (LC‐MS and GC‐MS) [14] and the signal intensity 









extraction  of  analytes  is  performed  exposing  the  fibre  to  the  sample HS  in  several  consecutive 
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model.  In  this way,  the method based on  the multiple  extractions allows  the analyst  to quantify 











method and by  the  external  calibration  curves.  β  factors were obtained by  the  logarithmic  linear 
regression plot of  the  chromatographic areas  recorded during  the multiple extractions  (shown  in 





Range (ng)  m  q  R2 
LOD 
(ng) 
Aldehydes  nonanal  0.67463  1–50  286363  −1 × 106  0.9834  0.71 
Alcohols  oct‐1‐en‐3‐ol  0.74021  1–50  422066  −2 × 106  0.9773  0.91 
Acids  nonanoic acid  0.44139  1–50  84741  572724  0.8744  1.92 
Terpenes and 
hydrocarbons  α‐Pinene  0.49902  1–50  910076  −2 × 106  0.9903  0.17 
Ketones  heptan‐2‐one  0.67552  1–50  490916  −1 × 106  0.991  0.46 
Esters  ethyl decanoate  0.3256  1–50  636175  −2 × 106  0.9843  1.02 





analytes’  total  areas  in  samples,  by mean  of  liquid  injections  of  four  different  concentrations  of 
calibration mixtures (b) (numerical data are shown in Table 1). 
The  development  of  the  multiple  extraction  technique  provided  a  good  response  when 
considering the exponential decay of target analytes during the consecutive extractions. With the only 
exception of ethyl decanoate  (β = 0.326),  the β  factors obtained were  included a range considered 
optimal for a correct estimation of the analytes’ total areas (0.4 < β < 0.95). A β value higher than 0.95, 


















caviar  samples,  showing  a  significant variability  among different  ripening  times. The  estimative 
quantitation of compounds by mean of the multiple extractions procedure provided reliable results. 
For many compounds, we found a great variability among samples collected at the same ripening 
time,  reflecting  considerable  standard  deviations within  the  same  group  (t0,  t1,  t2,  t3,  and  t4). 
However, it has to be specified that such entity of data variability could be imputed to the fact that 
caviar analysed in this study was collected by the producer in cans of different dimensions (500 g or 
1800  g)  and  adding  slightly  different  concentrations  of NaCl  (3.6%  or  3.8%), which  could  have 
influenced the ripening process and led to the huge variability. To overcome this problem, during 





























          n = 4  n = 4  n = 4  n = 2  n = 4   
  Aldehydes                   
1  3‐methylbutanal  3.196  MS, STD, LRI  655  3.48 ± 1.96 A  8.84 ± 5.88 A  9.07 ± 3.74 A  10.10 ± 1.73 A  29.66 ± 7.33 B  ** 
2  2‐methylbutanal  3.345  MS, LRI  664  nd  2.58 ± 1.20 A  3.20 ± 1.46 A  3.48 ± 0.51 A  11.09 ± 2.76 B  ** 
3  hexanal  7.449  MS, STD, LRI  801  6.70 ± 3.63 A  8.87 ± 2.86 A  7.77 ± 6.49 A  9.93 ± 1.46 A  19.31 ± 12.64 B  ** 
4  (E)‐hex‐2‐enal  9.541  MS, STD, LRI  854  nd  nd  nd  0.59 ± 0.52 A  1.36 ± 0.76 B  ** 
5  3‐methylsulfanylpropanal  11.611  MS, LRI  905  nd  1.49 ± 1.07 A  1.72 ± 0.62 A  2.29 ± 0.22 A  7.66 ± 3.25 B  ** 
6  benzaldehyde  13.642  MS, STD, LRI  960  2.06 ± 0.82 A  1.60 ± 0.49 A  1.27 ± 0.24 A  2.19 ± 0.07 A  4.57 ± 0.97 B  ** 
7  octanal  15.226  MS, STD, LRI  1003  2.48 ± 1.07 A  1.26 ± 0.31 BC  1.03 ± 0.21 B  1.11 ± 0.08 BC  1.64 ± 0.22 C  ** 
8  (2E,4E)‐hepta‐2,4‐dienal  15.481  MS, STD, LRI  1010  nd  nd  nd  nd  0.75 ± 0.85   
9  2‐phenylacetaldehyde  16.566  MS, LRI  1042  2.01 ± 0.97 A  7.92 ± 5.21 A  7.80 ± 3.33 A  11.46 ± 0.67 A  38.29 ± 14.96 B  ** 
10  (E)‐oct‐2‐enal  17.082  MS, LRI  1058  nd  nd  nd  nd  0.97 ± 1.06   
11  nonanal  18.630  MS, STD, LRI  1104  11.64 ± 7.00 A  3.24 ± 1.22 BC  3.88 ± 0.85 B  4.85 ± 0.67 BC  5.98 ± 1.22 B  ** 
12  decanal  21.755  MS, STD, LRI  1205  1.28 ± 0.39 A  0.96 ± 0.22 AB  1.01 ± 0.12 AB  1.21 ± 0.22 AB  0.68 ± 0.54 B  * 
  ∑aldehydes        29.64 ± 14.31 A  36.77 ± 14.97 A  36.75 ± 6.54 A  47.22 ± 2.53 A  121.96 ± 19.80 B  ** 
  Alcohols                   
13  pent‐1‐en‐3‐ol  3.675  MS, LRI  682  nd  2.00 ± 0.52    1.96 ± 0.51  2.23 ± 0.29  2.91 ± 2.56   
14  3‐methylbutan‐1‐ol  5.126  MS, STD, LRI  734  nd  nd  nd  nd  4.95 ± 6.32   
15  oct‐1‐en‐3‐ol  14.423  MS, STD, LRI  981  nd  2.07 ± 0.68  1.52 ± 0.70  1.46 ± 0.07  1.35 ± 1.50   
16  2‐ethylhexan‐1‐ol  16.088  MS, LRI  1028  nd  13.70 ± 11.93  9.82 ± 3.84  8.41 ± 2.92  nd   
  ∑alcohols        nd  17.77 ± 12.45  13.30 ± 3.82  12.10 ± 3.21  9.22 ± 5.56   
  Terpenes and hydrocarbons                   
17  ɑ‐pinene  12.606  MS, STD, LRI  932  0.95 ± 0.44  0.97 ± 0.50  0.73 ± 0.14  0.66 ± 0.04  1.11 ± 0.40   
18  3‐carene  15.374  MS, STD, LRI  1007  nd  nd  0.44 ± 0.18  0.57 ± 0.03  0.36 ± 0.28   
19  1,2,3‐trimethylbenzene  15.760  MS, STD, LRI  1018  0.66 ± 0.11 A  0.13 ± 0.23 B  nd  0.35 ± 0.31 a  nd  ** 
20  limonene  16.103  MS, STD, LRI  1029  0.63 ± 0.05  nd  nd  nd  0.60 ± 0.03   
21  β‐ocimene  16.700  MS, STD, LRI  1047  0.44 ± 0.30  nd  nd  nd  nd   
22  caryophyllene  27.741  MS, STD, LRI  1423  0.14 ± 0.27  nd  nd  nd  nd   
23  pristane  32.902  MS, LRI  1704  1.04 ± 0.43 AC  0.62 ± 0.06 B  0.56 ± 0.05 B  0.71 ± 0.03 AB  1.20 ± 0.22 C  ** 
  ∑terpenes and hydrocarbons        3.86 ± 0.90 A  1.71 ± 0.59 B  1.72 ± 0.20 B  2.29 ± 0.41 B  3.28 ± 0.69 A  ** 
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  Other compounds                   
24  2‐butanone, 3‐hydroxy  4.797  MS, LRI  724  nd  nd  nd  nd  48.17 ± 16.87   
25  nonanoic acid  23.424  MS, STD, LRI  1263  1.86 ± 0.33    2.00 ± 0.60    1.59 ± 0.13  2.88 ± 0.12  1.03 ± 1.65   











microbial and enzymatic activities occurring during  the maturation of  the products and with  the 
lipoxygenases pathways acting against fatty acids [26]. 
The  largest  group  of  volatiles  found  in  our  work  was  represented  by  aldehydes.  Several 
aldehydes have been previously found in different fresh and stored fish products [27–32], including 
eggs and caviar [9,33], showing mostly an important increase during the storage time [28,29,32]. Such 
aldehydes  are  considered  aroma‐active  compounds  in  seafood  since  they  contribute  to  the 
characteristic fish‐like odour of fish products [12], also during the cold storage [34]. According to this, 
we found a significant increase in the total amount of aldehydes in caviar between t0 (29.64 ng/g) and 
t4  (121.96 ng/g). Aldehydes are primarily  recognised as  secondary unsaturated  fatty acids  (UFA) 
peroxidation products [31,35–38], formed by the action of several lipoxygenase systems on n3, n6 and 
n9 series UFA [31,39,40]. For instance, 15‐lipoxygenase acts on n3 or n6 polyunsaturated fatty acids 










especially  the  branched  and  short  chain  ones,  has  been  suggested  to  be  associated  with  the 
breakdown of amino acids by several authors  [46,47]. Particularly, 3‐methylbutanal  is  thought  to 








the  fact  that  several pathways,  other  than Maillard  reaction,  are  involved  in  Strecker  aldehydes 
formation. For instance, the presence of mild oxidising agents (such as metal catalysts) can lead to 
the oxidative decarboxylation of amino acids followed by hydrolysis of the imines also at ambient 
temperature  [53]. Moreover, other authors previously detected Strecker aldehydes  in  fish  tissues, 











with  results  reported by other authors  [29,45,59,64].  In  the  same way, 3‐methylbutan‐1‐ol and 2‐
ethylhexan‐1‐ol in fish products have been recognised as microbial spoilage compounds, deriving by 
the degradation of amino acids (mainly, valine) and lipids [45,48,63]. Other authors have previously 



















amount of  48.17 ng/g. Nonanoic  acid  is  considered one of  the major  compounds  in  the original 
seaweed by‐product, deriving from the degradation of polyunsaturated fatty acids either by auto‐
oxidation or by  the  action of  enzymes,  representing  a precursor  to  seafood  flavours  [12,73]. The 























The  extraction  of  volatile  compounds was  performed  by HS‐SPME,  using  a multipurpose 






and  polar materials  [44]. Moreover, we  expected  to  find  VOCs  in  caviar  samples  at  very  low 
concentrations; the DVB/CAR/PDMS works by an adsorption mechanism that is strong and efficient, 
making  this kind of device suitable for analysis on  low concentrations compounds. The  fibre was 















Key  aroma  compounds  were  experimentally  selected  by  extractions  performed  on 
representative aliquots of eggs and caviar. Firstly, VOCs were tentatively identified by standard NIST 
MS  library data,  and  then  the  identification  of  selected  compound was  performed  by matching 
retention indices (RI) according to the theory by van den Dool and Kratz [24]. The LRI were calculated 


















multiple‐extraction  method  development,  the  reference  stock  solution  was  daily  diluted  and 
solutions were prepared fresh in 5 mL of HS‐water (Sigma Aldrich, Milan, Italy), in order to cover a, 
for each analyte, the range of absolute amounts from 1 to 50 ng. Multiple extractions from the same 
calibration vial were performed setting  the number of consecutive extractions at  four,  in order  to 
achieve  an  almost‐exhaustive  extraction  for  all  the  analytes  (a  figure  is  provided  in  the 
Supplementary Materials). For  the  construction of  the  calibration  equation,  an  external  standard 
strategy was chosen to investigate the response of the instrumental equipment after known analyte 
amounts injections, as described by Serrano et al. [23]. Calibration solutions were prepared diluting 




detection  (LOD) setting  the signal  to noise  (S/N)  ratio at 3  to  the most diluted standard solution, 
according to other authors [19], [23]. 
3.5. Statistical Analysis 










to  a  competition  among  the  components during  the  extraction phase  and  to  interferences  in  the 
recovery rates. However, the results obtained predominantly show a trend in accordance to what is 







analysis of compounds  responsible  for caviar  flavour described within  this  research  represent an 
innovation in the field, adding knowledge and providing data almost missing in the literature to date. 
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